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the imprinted paralogs. To combat this, an F8a knockout mouse should be generated and can 
be bred into the X‐monosomic breeding scheme to generate F8a deletions in Xm and Xp mice. 
This would allow analysis of the DMR’s effects throughout embryogenesis. Also, with 
methylation of maternal F8a tracking with active Xlr3b/4b/4c, a more appropriate experiment 
may be to methylate F8a via methyltransferase targeting to look for activation of the paralogs 
around it. 
 
 
A 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
F8a Deletion 
81 
 
B 
 
C 
                      
 
 
Figure 38. CRISPR/Cas9 Deletion in XY Fibroblasts A.) Gel image showing successfully 800bp 
deletion of the CpG island in F8a compared to control cells. B.) Displays a lack of significant 
expression difference in Xlr3b across control and F8a deleted XY fibroblast cells. C.) Displays a 
lack of significant expression difference in Xlr3b across control and F8a deleted Xm fibroblast 
cells. 
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Chapter 6: Synthesis and Future Directions 
   
The initial aim of this dissertation was to elucidate the protein functionality of genes 
within the Xlr locus with the purpose of revealing a general reason for their existence and 
massive expansion in rodentia. Concurrently, efforts were made to determine how, 
mechanistically, the Xlrs are subject to parent specific gene expression as was discovered by Dr. 
Adam Raefski in 2005.8 The wealth of knowledge on genes displaying parental specific behavior 
(genomic imprinting) implicates many in parent‐offspring conflict, a theory in which gametes 
predispose certain developmental genes to be silent or expressed with the intention of 
increasing individual fitness in the offspring. Insulin‐like growth factor II (Igf2) is a hallmark 
example of this type of regulation, relying on one silent and one expressed allele for proper 
dosage of this growth hormone in offspring.81 
  What about the Xlrs? One third of the active copies in the Xlr locus are paternally 
silenced (Xlr3b, Xlr4b, and Xlr4c) but remain maternally expressed.  Additionally, these paralogs 
are members of a larger group of similar looking genes which have duplicated to form hundreds 
of copies on both the X and Y chromosomes in rodentia, begging the question – What 
developmental role are these multi‐copy genes playing that relies on so many copies and 
additional levels of transcriptional regulation? 
  Dr. Paul Burgoyne and others have shown at least 4 of these Xlr superfamily proteins 
(SLX, SLXL1, SLY, XLR6/SLX2) to have high expression throughout 
spermatogenesis/spermiogenesis similar to their autosomal ancestor, SYCP3.3,35,44 Extensive 
examination into the potential mode of function reveals close linkage of these proteins to 
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expression emanating from the sex chromosomes throughout meiosis in male mice, even 
potentially acting in an inter‐genomic battle for inheritance; X vs Y.4,5,28 Conflict mechanisms 
have already been shown to exist in mammals as seen with t‐haplotypes in mice and could 
explain the large build‐up of these antagonistic genes analogous to an X vs Y “arms‐race.”57 It 
makes sense that proteins involved in such a mechanism act throughout meiosis, a critical time 
in which inheritance to the next generation is eminent.  
  Dr. Michael O’Neill’s lab attempted to determine protein functionality of the imprinted 
Xlr3b paralog by designing an antibody initially to be used for probing lysates from brain and 
fibroblast, the two tissues in which the imprint was known to manifest. It was therefore 
somewhat surprising not to reveal a band in these tissues but rather see a prominent band in 
nuclear testis lysate. However, taking into account the expression profile of other Xlr 
superfamily proteins, it soon became clear that XLR3 was also a meiotically expressed protein.  
Investigation into localization revealed XLR3 associates closely with the synaptonemal complex 
exclusively at the inactive X and Y chromosomes in pachytene spermatocytes. Additional work 
would show close association of XLR3 with the repressed X and Y chromosomes in post‐meiotic 
round spermatids adding it to the growing list of X and Y linked genes with similar behavior. To 
confirm its function, an Xlr3 shRNA knockdown transgenic mouse model was produced to 
eliminate XLR3 from meiosis in order to determine the exact effect it will have on gene 
expression emanating from the sex chromosomes. It is ultimately proposed that XLR3 is 
controlling gene expression from the X and Y chromosomes globally during meiosis, perhaps 
through interaction with the synaptonemal complex.  
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This protein expression profile seems to further convolute the active imprinting of Xlr3b. 
The problem at hand is that the tissue in which XLR3 functions, testis, is genotypically XmY 
meaning no imprint can manifest – so why imprint a protein that won’t feel the effects? Female 
tissue would be directly affected by an imprint, and in fact, it was initially thought that X‐linked 
imprinted genes couldn’t exist due to absent expression entirely in half of female cells ‐ a 
consequence of X‐chromosome inactivation (XCI). Interestingly, XLR3 protein was shown in this 
study to also localize in meiotic oocytes raising the theory that with 1 copy silent and 5 copies 
active, perhaps dosage of the protein is the key reason for imprint. Duplication of multiple 
paralogs is one way of ensuring “back‐up” copies in the event one copy gains deleterious 
mutations or becomes imprinted ‐ further bolstering a dosage necessity. 
I propose taking another perspective on the matter ‐ Xlr4b and Xlr4c are also both 
imprinted paternally. This represents one third of the active Xlr4 copies in females and two 
thirds of the active copies in males, which most likely results in a severe down regulation of 
XLR4 protein. In this study, a custom XLR4 antibody was generated revealing prominent bands 
in the cytoplasm of neonatal whole brain and fibroblast tissues, again, the two tissues that 
manifest the imprint.  With imprinted expression of Xlr4b/c and translation of XLR4 protein 
both occurring in brain and fibroblast it seems likely that the targeting of the imprint is 
intended for the Xlr4 paralogs. This would indicate that the imprinting mechanism works within 
a genomic “neighborhood” which may accidently silence 1 of the Xlr3 copies along with the 2 
intended Xlr4 copies. This may not affect XLR3 protein which has 5 more copies that can 
express to keep this protein available to the oocyte and has no effect on the 3 active copies in 
spermatocytes. Figure 39 below summarizes this conundrum.  
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While the imprint may not have directly evolved to regulate XLR3 protein, the results of 
the XLR3 protein analysis remains significant. Although there is no direct human ortholog to 
XLR3, there does exist a distantly homologous locus sharing ~8% identity to XLR3, termed 
FAM9A, FAM9B, and FAM9C. These proteins have not been studied extensively, however, a 
quote from the only paper that exists on these human homologs reveals many similarities 
between XLR3 and FAM9. It states, “The deduced amino acid sequence of the three novel 
proteins [FAM9A/B/C] shows homology to SYCP3, a component of the synaptonemal complex 
located along the paired chromosomes during meiosis. FAM9A, FAM9B, and FAM9C are 
expressed exclusively in testis; their proteins are located in the nucleus, and FAM9A localizes to 
the nucleolus.”201 Suffice it to say there are many similarities between this localization of 
FAM9A/B/C in humans and XLR3A/B/C in mice. 
Very recently, the existence of an XLR5 protein product was found and it appears to be 
upregulated during prophase I of meiosis as well. It is seen localizing with the synaptonemal 
complex from leptotene through pachytene.202  
86 
 
 
Figure 39. XLR3/XLR4 Conundrum. Depiction of the effect imprinting has on the protein coding 
genes at the Xlr locus. XLR3 is unaffected by the imprint in males where it localizes to the 
inactive XY chromosome and only slightly affected in oocytes where 5 duplicate copies exist. A 
potentially large effect would manifest in tissues where the imprint is severe and where a 
protein is translated (i.e. XLR4 in brain and fibroblast). 
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In keeping with the theme of a “neighborhood” imprint it is possible that the 
mechanism silencing Xlr3b/4b/4c is acting regionally at XA7.2 rather than targeting individual 
genes. Imprinted genes in general are known to occur in clusters and are typically subject to the 
same mode of silencing or activation mechanisms as a whole. This theory breaks down slightly 
when considering the bi‐allelically expressed Factor 8‐associated A (F8a) which sits in the 
middle of the imprinted Xlr paralogs, however, it does make F8a an interesting candidate for 
being the imprinting controlling region (ICR) at this locus. Interest in F8a came from ChIP‐seq 
data on ENCODE showing a relatively large build‐up of CTCF at the 5’ end of F8a coincident with 
a CpG island. This peak is dramatic because it is the only one seen in a 200kb span across the 
locus.  CTCF is a master regulator protein of chromatin conformation as well as an insulator 
protein implicated in a long list of looping mechanisms some of which are involved in genomic 
imprinting.143 This new target inspired an in‐depth search within F8a for a differentially 
methylated region (DMR), which would force differential binding of CTCF and with it the 
foundational evidence for a local ICR. 
Dr. Ben Carone initially searched for allele‐specific differential methylation in a locus‐
wide CpG island analysis revealing no DMR but instead extreme hypermethylation of all islands 
except the hypomethylated one inside F8a. Our methylation study re‐analyzed F8a for 
differential methylation through use of HpaII methyl sensitive restriction enzyme digests/PCR 
revealing a clear allelic difference. This difference was quantified through using qRT‐PCR 
suggesting the region gained methylation in Xm brain and fibroblast at a rate of ~20% while Xp 
tissues revealed a 0‐2% gain in methylation. Bisulfite sequencing of these two tissues would 
reveal consistent percentages of methylation and with it a bonafide DMR. While this is 
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admittedly not a strong methylation difference we wanted to determine whether it could affect 
allelic enrichment of CTCF binding at this region. Allele specific ChIP of CTCF was carried out in 
the same tissues resulting in a 5‐fold enrichment of CTCF occupancy on the paternal allele of 
F8a vs the maternal allele. This fits with the theory that 20% methylation of F8a on the 
maternal allele is “blocking” CTCF from binding while bringing about a higher occupancy on the 
hypomethylated paternal allele. The retained methylation on the maternal allele is proposed to 
be necessary to activate expression of neighboring genes while complete paternal 
hypomethylation results in no expression of neighboring genes. It should be noted that while 
CTCF appears to have a reverse correlation with methylation, it is still likely secondary and not 
causing silencing but rather recruited to ensure silencing.   
Consensus sequences for CTCF as well as YY1 (tethering protein) are found within this 
CpG island in F8a bolstering a potential looping or insulating mechanism to regulate the Xlrs. 
Additionally, three ZFP57 consensus sites, a maternal mark preserving methylation at all known 
ICRs, is seen within the F8a CpG island.172,203 We proposed to delete this F8a region via 
CRISPR/Cas9 technology in hopes of activating paternal Xlr3b/4b/4c or silence the maternal 
Xlr3b/4b/4c. Unfortunately, deletion of this region in neonatal fibroblast cells revealed no 
change in gene expression of the surrounding Xlrs. It seems a more appropriate experiment 
would be to extensively methylated F8a on the paternal allele due to the fact that methylation 
of F8a correlates with activation of the surrounding Xlrs as seen from the methylated maternal 
allele of F8a and the expressed Xlrs around it. This can potentially be accomplished through TAL 
or CRISPR targeting of a methyltransferase specifically to F8a. The mechanisms shown in Figure 
40 provides a potential mode for silencing the paternal allele through CTCF binding and 
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activation of the maternal allele through methylation retention. In this model, 20% of Xm 
derived cells retain methylation (likely through ZFP57 protection) of the CpG island in F8a 
during development which hinder CTCF binding and abolishes CTCF insulator activity. The 
methylated CpGs in F8a are therefore able to recruit a methyl‐binding domain protein MeCP2. 
MeCP2 has recently been shown to recruit ATRX a DNA helicase with chromatin remodeling 
abilities.171 ATRX is known to aid in deposition of the histone variant H3.3 at telemetric 
sequences to allow for stabilization of regions with high G‐quadruplex complexes.169 G‐
quadruplexes result when 4 di‐guanosine residues associate with each other in a complex when 
the DNA is opened up for RNA PolII transcription.204 H3.3 deposition prevents these complexes 
from forming presumably allowing PolII to successfully transit the region. Therefore the 
methylated maternal F8a allele recruits MeCP2 which in turn recruits ATRX which is able to 
deposit H3.3 at points of G‐quadruplex formation in Xlr3b/4b/4c allowing RNA PolII to read 
through to the end of the gene. All cells in Xp derived tissues retain hypomethylation of F8a and 
therefore CTCF insulates the region to ensure no methylation can occur. With blockage of 
methylation on the paternal allele of F8a, factors such as MeCP2 and ATRX can’t be recruited 
and G‐quadruplex formation in the Xlrs may be causing an RNA PolII stall in the absence of H3.3 
deposition. It should be noted that Xm tissues also display hypomethylation of F8a 80% of the 
time which may reflect the imprint only manifesting in a certain cell type or possibly F8a is 
acting as a metastable epi‐allele, meaning methylation is dependent on environmental effects 
on the cell.205 Additionally, metastable epi‐alleles gain methylation marks prior to gastrulation 
and not in the sperm and egg which fits with publications showing no significant methylation of 
F8a in gametes but increased (~10‐40%) methylation from blastocyst onwards.206  
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Figure 41 below was generated from the following website 
(http://bioinformatics.ramapo.edu/QGRS/analyze.php) which predicts G‐quadruplex formation 
in genes. Intron 6 in Xlr3b/4b/4c is a strong candidate for G4 formation as seen by the intensity 
of the peaks in that region. It should be noted that while Xlr3b only retains about ~35% 
homology to Xlr4b/4c, this particular region in Intron 6 is 99% identical at the nucleotide level 
between the paralogs, and therefore acts as a common region for G4 formation in all imprinted 
Xlrs. F8a may be able to relieve this affect in the 3 adjacent paralogs due to its proximity to 
Xlr3b/4b/4c. This region is also consistent with where the RNA PolII stall may be occurring. Data 
from Dr. Sohaib Qureshi and Dr. Seth Kasowitz reveals a potential RNA PolII stall somewhere 
between Exon 3 and Intron 7 of Xlr3b making this Intron 6 region a strong candidate. One can’t 
ignore the strong build‐up of G4 formation at the 5’ end of Xlr3b/4b/4c genes. This is in fact a 
common feature seen at the origins of most genes; however, according to Bartholdy et al there 
is no correlation between G4 forming sequences at promoters and initiation efficiency.166 
Interestingly, F8a is well conserved throughout eutherian mammals as well as 
marsupials even existing in 3 copies on the human X chromosome. While the protein product of 
F8a (HAP40) is involved in binding the Huntingtin protein (Huntington’s disease) it is also 
possible that the CpG island in F8a is acting as a control region for surrounding genes in human 
as well.196 One of these F8a copies sits directly adjacent to Trimethyllysine Hydroxylase Epsilon 
(TMLHE) a gene implicated in autism spectrum disorder (ASD). TMLHE acts in the first steps of 
carnitine biosynthesis, which is essential for fatty acid transport into the mitochondria. It stands 
to reason that if F8a is able to control surrounding gene expression profiles, then perhaps mis‐
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regulation of TMLHE can lead to increased oxidative stress in the brain at critical time points 
during development, ultimately caused by F8a methylation status.207–209  
In conclusion, F8a is a strong candidate for being the imprinting control region for Xlr3b, 
Xlr4b, and Xlr4c. It should be noted, however, that this DMR does not act like a typical DMR in 
that it doesn’t display complete allelic hypermethylation vs hypomethylation. Instead, F8a 
appears to retain a certain percentage of maternal methylation at F8a on a cell by cell basis, 
potentially based on environmental cues.  
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Figure 40. Model of the Xlr3b/4b/4c Imprinting Mechanism. In XmO neonatal brain and 
fibroblast methylation is gained in 20% of cells blocking CTCF binding and allowing recruitment 
of MeCP2 as well as ATRX to deposit H3.3 to allow PolII to read‐through G‐quadruplex forming 
regions. Lack of methylation on the paternal allele causes insulation of CTCF and therefore no 
mechanism to relieve G‐quadruplexes which ultimately causes a PolII stall. 
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Figure 41. Prediction of G‐quadruplexes in Xlr3b/4b/4c. Illustration from a g‐quadruplex 
prediction software indicating G4 complexes potentially present in Intron 6 of all imprinted 
paralogs. 
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Chapter 7: Materials and Methods, Appendices 
 
Generation of X Monosomic Mice 
39, Xm mice were produced by mating C57BL/6J females to C3H/Paf males which generates 
X(m) monosomic females at a rate of 25% in each litter due to non‐disjunction of the Paf X 
chromosome. 39, Xp mice were produced by crossing C3H/InX1h females to C57BL/6J males 
which generates X(p) monosomic females at a rate of 20% in each litter also due to non‐
disjunction in meiosis of the InXh1 chromosome. Genotyping utilizes the DXMit130 PCR primers 
which are able to distinguish the C57 and C3H X chromosomes, as well as an Smcy primer set to 
distinguish the males. 
 
Mice and Spermatogenesis Sample Collection 
Animal procedures were conducted in accordance with the ethical guidelines and standards of 
the SSR (The Society for the Study of Reproduction). For sample collection, testis were dissected 
from C57BL/J6 or C3H/HeJ male mice (Jackson Labs) ranging from 5.5 to 18.5 days old. One 
teste from each mouse was kept for protein analysis and the other for RNA analysis. 
 
Antibody Production and Western Blot Analysis 
  A peptide (MSSRKRKATDTAGRHSRM [amino acids 1‐18]) was identified to be specific to 
XLR3A, XLR3B, and having 1 amino acid difference from XLR3C.  Synthesis of peptide and 
immunizations were conducted by Biosynthesis Inc.  Two rabbits were immunized followed by 
five boosters every two weeks as part of the First Class Polyclonal Antibody Package. Total IgG 
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sera from each mouse was affinity purified on an AminoLink (Thermo) resin column containing 
immobilized peptide (Biosynthesis Inc.). The antibodies were complemented with pre‐immune 
sera from each rabbit. 
  Testis lysate was subject to a dounce homogenizer for separation of nuclear and 
cytoplasmic fractions in Harvest Buffer (10mM HEPES pH7.9, 25mM KCl, 2M Sucrose, 1mM 
EDTA, 0.5mM Spermidine, 1x Protease Inhibitor, 10% Glycerol).  Lysates were then 
resuspended in 2x SDS sample buffer (2%SDS, 25% Glycerol, 0.06M Tris pH 6.8, 0.01% 
bromophenol blue, and 5% BME) and denatured for 10 min at 95°C. Ten microliters of sample 
was electrophoresed through a 12% SDS‐polyacrylamide gel at 200V for 50 min. Protein was 
transferred to Immobilon‐P PVDF membrane (millipore) at 15V for 30 min. The membrane was 
blocked (PBS containing 5% milk powder) for 1h at room temperature and then incubated with 
primary antibody diluted in blocking solution overnight at 4°C (rabbit anti‐XLR3, 1:2000; mouse 
anti‐γH2AX, 1:1000 [ab18311; abcam]; rabbit anti‐αTUBULIN, 1:40,000 [ab15246; abcam]).  
Membranes were then washed 3 three times in PBS containing 0.1% Tween before incubating 
in the respective secondary antibody peroxidase conjugates for 45 min (anti‐rabbit IgG HRP 
1:2000 [ab6721; abcam]; anti‐mouse IgG HRP 1:100 [32430; Thermo]). After washing the 
membrane three times (PBS containing 0.1% Tween), signal was detected via 
chemiluminescence (Western Lightening, Perkin Elmer) on autoradiography film. 
 
Spermatocyte and Oocyte Surface‐Spreads 
  Testis were dissected from three month old males and placed in PBS (MP Biomedicals) 
for removal of the tunica albuginea. Approximately 25mg of seminiferous tubule was 
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transferred to 1 mL of cold PBS in a petri dish, chopped up using a blade, and transferred to a 
round‐bottomed tube. Five milliliters of fixative solution (2.6mM sucrose, 2% 
paraformaldehyde) were added to the cells drop by drop then tubes were swirled to mix.  Cells 
were incubated at room temperature for 5 min and then centrifuged (1,200 rpm, 8 min).  The 
fixative was removed and the cells were resuspended in twenty drops of PBS. Two drops were 
spread onto Superfrost Plus slides (Fisher) and air dried for 5 min.  Cells were then 
permeabilized by adding 0.5% Triton X‐100 onto the slides for 10 min. Slides were washed twice 
in PBS and stored at ‐20°C until further use.  For oocyte spreads, ovaries were dissected from 
E15‐18 dpc (days post coitum) embryos (~10 ovaries per prep) and prepared using the same 
protocol as spermatocytes. 
 
Immunofluorescence and Chromosome Paints 
  Surface spread slides were blocked (5% goat serum in PBS) for 1h at 4°C. Slides were 
rinsed in PBS (MP Biomedicals) and then incubated in primary antibody overnight at 4°C (rabbit 
anti‐XLR3 1:20; mouse anti‐SYCP3 1:200 [sc74569; Santa Cruz]; mouse anti‐γH2AX 1:200 
[ab18311; abcam]). After three PBS washes, slides were incubated in fluorescent secondary 
antibodies diluted in PBS for 30 min at 4°C: Alexa Fluor 488‐conjugated goat anti‐rabbit 1:200 
[A11034, Invitrogen]; Alexa Fluor 568‐conjugated goat anti‐mouse 1:200 [A11004, Invitrogen].  
After washing three times in PBS, slides were dried and DAPI (4'6'‐diamidino‐2‐phenylindole, 
Vector Labs) diluted in mounting media was applied using a cover slip. DAPI was not applied to 
slides subject to chromosome paints, instead these slides were fixed in 4% 
paraformaldehyde/0.5% Triton X‐100 for 10 min followed by fixation in 3:1 methanol:acetic 
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acid for 15 min. These slides were aged overnight at room temperature in the dark. Ten 
microliters of mouse X (XMP D‐1420‐050; Metasystems) or Y (YMP D‐1421‐050, Metasystems) 
chromosome paints labeled with either Texas Red or FITC wavelength emitting fluorophores 
were applied to the aged slide, and the probe/slide were simultaneously denatured at 75°C for 
8‐10 minutes before incubating at 37°C in a humid chamber overnight. The slide was then 
washed in 0.4x SSC at 72°C for 2 min followed by a 30s rinse in room temperature 2x SSC. After 
drying DAPI was added in mounting media using a cover slip.  
 
Microscopy 
All pictures were taken with the 100x objective lens using an Olympus IX 71 (Delta Vision) 
microscope.  This scope is equipped with cubes that excite Texas Red, FITC, and DAPI 
fluorophores. Pictures were taken at focal lengths in which the target signal was in focus.  
 
RNA Isolation and qRT‐PCR 
Total RNA from testis was isolated using TRIzol reagent (Invitrogen) as described by the 
supplier's instructions.  One microgram of total RNA was reverse transcribed using Oligo dT and 
random primers (qScript; Quanta) in a 20‐uL reaction as described by the supplier's instructions. 
0.5‐uL of cDNA template was added to a 15‐uL reaction with Sybr Green (Bio‐Rad). Reactions 
were cycled using an iCycler (Bio‐Rad) for 40 cycles. Resulting CT values were normalized to the 
control gene b‐actin using ΔΔCt method.  
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Vector Transfection in Cell Culture 
The vector used to generate the knockdown, eGFP‐shXLR3 (5.3 Kb) and eGFP‐empty (5.2Kb), 
were transfected into WT C57BL/6J neonatal fibroblasts via Invitrogen's Neon Transfection 
System. The system applies a predetermined electric pulse allowing ~90% transfection 
efficiency. eGFP was used as a selectable marker for sorting via Fluorescence‐Activated Cell 
Sorting (FACs), followed by RNA extraction of the control and knockdown samples. This RNA 
was converted into cDNA and qRT‐PCR was carried out as discussed previously using B‐actin for 
control expression.  
 
Chromatin Immunopreciptiation 
ChIP was conducted on X monosomic (39, Xm/Xp) neonatal female whole brain and fibroblast 
using the MAGnify Chromatin Immunoprecipitation System from Invitrogen (49‐2024). Briefly, 
samples were fixed in a suspension containing 1% formaldehyde for 10 minutes prior to cell 
lysis. Chromatin was then sheared down to 100‐300bp size range using the Covaris S2 
sonicating water bath. Next, protein A/G beads were coupled with 1‐3ug of the antibody of 
choice for 12‐16hr (i.e. anti‐CTCF ‐ ab70303), a control reaction containing 1ug of rabbit IgG was 
included. 25ug of the fixed and fragmented chromatin was incubated with this bead/antibody 
complex at 4°C for 12‐16hr. After post‐ChIP washes, crosslinks were reversed with Proteinase K 
at 55°C for 15 min. The remaining DNA was purified again and then eluted off the beads in 30uL 
of elution buffer and stored at ‐20°C. Primers were designed for CTCF control and target regions 
and analyzed through qPCR. 
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Bisulfite Sequencing 
Genomic DNA was extracted from X monosomic mice (39, Xm/Xp) and converted using Zymo's 
EZ DNA Methylation Kit (D5001). ~500ng of DNA was denatured and incubated with a "CT 
conversion" reagent for 16 hours at 50°C. After a column clean‐up the template can be 
amplified using primers that will bind CT converted sequence (Zymo ‐ Bisulfite Primer Sequence 
tool). Primer sequences can be found in the Supplemental tables. 
Hpa II Methylation Sensitive Assay 
Xm and Xp neonatal whole brain genomic DNA was digested with the methyl sensitive restriction 
enzyme HpaII and separately EcoRI (control). Primers (F8a1F and F8a1R) flanking the region of 
interest were used to amplify the digested DNA revealing a band if HpaII didn’t cut 
(methylation). No band results in sufficient cutting of HpaII at 1 or more sites within the 
amplicon indicating hypomethylation. In order to quantify the level of methylation, the same 
experiment was run via qRT‐PCR and normalized to EcoRI. 
CRISPR/Cas9 
Target guide RNAs were designed to flank the CpG island in F8a ensuring that the required PAM 
sequence (NGG) exists downstream for proper Cas9 cutting. The 2 guide RNAs (see Appendix) 
were cloned into the same type of episomal vector [Cas9(+) OFP(+)] (Life Tech) allowing for 
fluorescent sorting of cells exclusively containing both guide RNAs. 1ug of these two plasmids 
was transfected into mouse neonatal fibroblasts via Invitrogen’s Neon system per 
manufacturer’s protocol. Both vectors carry the Cas9 protein CDS while allowing for high 
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transcription of the respective guide RNAs. After transfection, the cells were fluorescently 
sorted too confirm a deletion. 
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Appendix 
Primer  Sequence (5'‐3') 
Xlr3abcde F  AAAGGAAGGCCACTGACAC 
Xlr3abcde R  TGTTGCCTCTCTGTTCCTGA 
Actb F  ACACCCGCCACCAGTTCG 
Actb R  CGATGGAGGGGAATACAGCC 
MIT130 F  TTCATATCGCCCCAACCTAC 
MIT130 R  TATTTTGAAACCTCTGCCATTT 
SMCY F  TGAACTGCCTGCTATGCTAC 
SMCY R  GCCTCAGATTCCAATGCTC 
M13 F  CAGGAAACAGCTATGAC 
M13 R  GTAAAACGACGGCCAG 
Xlr3b Imp F  AGGCTGCCTTGTGGAGAG 
Xlr3b Imp R  TGTCAGTGGCCTTCCTTTTT 
F8a F1  CCAGGAGTGCCTGCCTTAT 
F8a R1  CTGCAGAGGCTCCCCGTA 
F8a F2  CTGCACTGTGCCTGGAACTA 
F8a R2  GCGTTGCATGCGTGTAAATA 
H19 F  AACCGCCAACAAGAAAGTCTGG 
H19 R  GCTTCGGACATTGCTGTGGG 
BS F8A F  GGGGAAGYGTTGGTTTTTATAGAGG 
BS F8A R  AACAATACACRAAACACCTCACACCTAACTAAAAC 
Xlr3sh F  GAGAGGCAACAGGCCAGGAAGGAAAGAAGCTTGTTTCCTTCCTGGCCTGTTGCCTCTCTTTTT 
Xlr3sh R  AAAAAGAGAGGCAACAGGCCAGGAAGGAAACAAGCTTCTTTCCTTCCTGGCCTGTTGCCTCTC
F8a 5’ guide  CTTCTTGGCACGCTATCGGC 
F8a 3’ guide  GGCTCTGTTGCGCCTTCACC 
F8a Deletion F  GTCATAGCTGTTCCCCCTCA 
F8a Deletion R  AGTCAGGTGTGAGGTGTCCC 
   
Addgene 
Plasmids  Description  
pEGFP‐N1  Expression vector with GFP cassette 
Cas9(+)OFP(+)  Contains Cas9, OFP selection and site to clone guide RNA in front of Tracer RNA
ROSA26‐PAS  ROSA locus recombination vector with 5' and 3' arms
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Antibody  Supplier   Cat # 
Mouse anti‐γH2AX  Abcam  ab18311 
Rabbit anti‐αTubulin  Abcam  ab15246 
Rabbit anti‐XLR3  Biosynthesis Inc.  Peptide: MSSRKRKATDTAGRHSRM 
Rabbit anti‐XLR4  GenScript  Peptide: MASKIKGRPPKQPKC 
Mouse anti‐SYCP3  Santa Cruz  sc74569 
Rabbit (polyclonal) anti‐CTCF  Abcam  ab70303 
Rabbit anti‐SYCP3  Abcam  ab15092 
Rabbit anti‐Fibrillarin  Abcam  ab5821 
Rabbit anti‐MeCP2  Abcam  ab2828 
 
 
 
U6‐Xlr3sh‐eGFP 
 
 
GFP 641..1356
U6 3816..4214
Xlr3-sh 4219..4281
pEGFP-N1-XLR3shRNA
5333 bp
CMV 11..586
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Cas9(+)OFP(+) 
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Xlr3sh‐ROSA26PAS 
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